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La colonisation des aiguilles de la litière d’Abies alba Mill. par Thysanophora penicillioides (Roum.) Kendrick 
(Deutéromycète, Hyphomycète), a été étudiée en microscopie photonique et électronique. Le mycélium interne se trouve 
principalement dans les espaces intercellulaires. 11 forme des stromata dans les cavités sous- et sus-stomatiques. Les conidio- 
phores émergent des aiguilles par les ostioles des stomates. La production est de l’ordre de 9 X 10* conidiophores par gramme 
d’aiguilles. Le développement du sclérote est également décrit. Thysanophora penicillioides occupe sur les aiguilles d’Abies 
la même niche écologique que Verticicladium trifidum Preuss sur les aiguilles de Pinus. 
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Colonization of the needle litter of Abies alba Mill. by Thysanophora penicillioides (Roum.) Kendrick (Deuteromycete, 
Hyphomycete) has been studied by light and electron microscopy. Internal mycelium is mostly intercellular. The hyphae grow 
between collapsed cells of the parenchyma and form stromata in the epistomatal and substomatal cavities. Conidiophores arise 
from the stomates. Productivity is estimated to be 9 X 10“ conidiophores per gram of needles. The development of the sclerotia 
is also described. Thysanophora penicillioides occupies the same ecological niche on Abies needles as Verticicladium trifidum 
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Preuss on Pinus needles. 


Introduction 


Les aiguilles de conifères sont un excellent modèle pour 
l'étude des populations fongiques. L’observation des champi- 
gnons y est en effet facilitée par la lenteur de la décomposition 
et par l’activité restreinte des autres groupes de décomposeurs 
(bactéries, microarthropodes). Depuis les premiers travaux de 
Gremmen (1960) et surtout de Kendrick et Burges (1962), les 
champignons colonisant les aiguilles de divers Pinus ont fait 
l’objet de nombreuses publications (Hayes 1965; Parkinson et 
Balasooriya 1967; Lehmann et Hudson 1977; Mitchell et Millar 
1978). Nous avons décrit la microflore des aiguilles d’Abies 
alba Mill. (Gourbière 1974, 1975, 1979, 1982a, 1983) en 
relation étroite avec l’étude des phénomènes de décomposition 
(Gourbière 1981, 1982b). 

Ces auteurs ont surtout insisté sur la structure temporelle des 
populations, mettant en évidence, sur Pinus comme sur Abies, 
des successions de microflores caractéristiques de chaque stade 
de décomposition. Or, dès 1962, Kendrick et Burges (1962) 
ont montré que la structure spatiale de ces populations était, 
elle aussi, parfaitement différenciée. Depuis, à l'exception 
d’une revue de la localisation des colonisateurs de Pinus nigra 
var. maritima (Aiton) Melville (Mitchell et Millar 1978), cette 
dimension spatiale de la niche écologique offerte par les aiguil- 
les n’a guère été prise en considération. Ces informations sont 
indispensables à la fois, à la compréhension de la structure des 
microflores, à la définition des ressources nutritionnelles acces- 
sibles à chaque espèce, à l’élucidation des modalités de partage 
de ces ressources entre espèces et à l’interprétation du rôle de 
chacune d’elles dans les processus de décomposition. 

Nous avons utilisé la microscopie photonique (en coupes 
semi-fines), la microscopie électronique à balayage (MEB) et 
la microscopie électronique en transmission (MET) pour pré- 
ciser la localisation spatiale et histologique des colonisateurs 
des aiguilles d’Abies alba. 


'Ce travail a été réalisé dans le cadre de l’Équipe de recherches 
associée (ERA) au Centre National de la Recherche Scientifique 
“Écologie microbienne” (ERA n° 848). 


Thysanophora penicillioides (Roum.) Kendrick est un 
hyphomycète dématié bien connu du point de vue systématique 
depuis la révision de Kendrick (1961). Le genre Thysanophora 
comprend trois autres espèces: T. longispora Kendrick 
(Kendrick 1961), T. canadensis Stolk et Hennebert et T. taxi 
(Schneider) Stolk et Hennebert (Stolk et Hennebert 1968). 
Toutes sont saprophytes et inféodées aux aiguilles de conifères 
(Kendrick 1961). Thysanophora penicillioides se développe 
sur les aiguilles d’Abies et Picea (Kendrick 1961; Hayes 1965), 
rarement sur les aiguilles de Pinus. Chez Abies alba c'est un 
des principaux colonisateurs de la litière récemment tombée 
(Gourbière 1982a). 


Matériel et méthodes 
Matériel 

Abies alba est caractéristique de l'étage montagnard en Europe 
occidentale. Les échantillons étudiés proviennent d’une sapinière 
du Massif Central français (Tarentaize, Loire, Mont Pilat), située à 
1100 m d’altitude. La pluviosité annuelle est de 1300 mm d’eau, la 
température moyenne annuelle de 6°C. Le sol est de type ocre podzo- 
lique établi sur roche mère granitique. L’humus est de type 
mor— moder et le pH des horizons organiques de 3,5—4,0. 

Les aiguilles sont étudiées aux stades suivants (durée d’après 
Gourbière 1981): V, aiguilles vivantes (durée de vie moyenne 
7,7 ans); Lo, aiguilles sénescentes recueillies lors de leur chute, 
brunes (Lob) ou vertes (Lov); L, litière superficielle récente, aiguilles 
brunes (0,5 ans); F1, litière superficielle ancienne, aiguilles noires 
(1,7 ans); F2, litière profonde, aiguilles brunâtres, brisées, mêlées 
de fins débris (6,1 ans). 

Thysanophora penicillioides a été étudié sur les aiguilles L récoltées 
en novembre. A la récolte les conidiophores sont souvent dépourvus 
de phialides et de spores. Il est possible que ces éléments peu méla- 
nisés soient consommés préférentiellement par la faune de la litière. 
Une incubation de quelques jours sur papier filtre humide suffit pour 
provoquer la formation des phialides et une abondante sporulation. 
Pour les observations nous avons sélectionné des aiguilles mortes 
abondamment colonisées et ne portant pas de fructifications d’autres 
espèces. Ces aiguilles étaient déjà altérées par la décomposition et les 
alternances de dessiccation et réhydratation. De plus les aiguilles de 
sapin sont difficiles à inclure et à couper au microtome. 
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Microscopie photonique et microscopie électronique par transmission 

Les aiguilles portant les touffes de conidiophores ont été hydratées 
au maximum (sous vide) pendant une nuit dans de l’eau à 4°C. Des 
segments de taille convenable sont découpés sous la loupe et fixés 
dans les conditions décrites par Pepin et Boumendil (1982). Ils sont 
ensuite inclus dans le milieu de Spurr (1969). Les blocs polymérisés 
sont coupés sur un ultramicrotome Reichert OMU2. Des coupes 
semi-fines (0,5 à 1 um d'épaisseur) ont été recueillies et colorées 
selon la technique de Richardson et al. (1960) pour l'observation en 
microscopie photonique. Des coupes ultra-fines, montées sur grilles et 
contrastées par l’acétate d'uranyle suivi du citrate de plomb (Reynolds 
1963) ont été observées sur un microscope Hitachi HU12A sous une 
tension de 75 kV. 


Microscopie électronique à balayage 

Les aiguilles sont découpées en tronçons de quelques millimètres 
et maintenues une semaine dans le mélange fixateur. Les fragments, 
déshydratés à l'acétone puis désséchés par contournement du point 
critique du CO2, sont collés sur les porte-objets à la laque d'argent, 
métallisés par pulvérisation cathodique d’or—palladium et observés 
sur des microscopes Cambridge S600 et Jeol 35CF, sous des tensions 
de 15 et 35 kV. 


Résultats et discussion 


Répartition temporelle 

Un rappel des résultats antérieurs permettra de situer le déve- 
loppement de Thysanophora dans le temps. Le tableau 1 
donne, pour chaque stade de décomposition, le pourcentage 
d’aiguilles colonisées par Thysanophora, estimé par trois 
méthodes différentes: (i) observation directe des conidiophores 
(Gourbière 19824), (ii) isolement en culture à partir d’aiguilles 
lavées (Gourbière 1974, 1975, 1979) et (iii) isolement en cul- 
ture à partir d’aiguilles stérilisées en surface (Gourbière 1983). 
L’isolement de Thysanophora par cette dernière technique, 
avec des pourcentages d’occurrence semblables à ceux obtenus 
par les deux autres méthodes, montre que ce champignon colo- 
nise systématiquement l’intérieur des aiguilles. Comme il est 
quasiment absent des aiguilles vivantes et sénescentes, il n’est 
donc ni un épiphyte, ni un saprophyte primaire. Par contre il se 
développe dès l’arrivée des aiguilles au sol. Ceci a pu être 
confirmé (F. Gourbière, non publié) en suivant l'apparition des 
conidiophores sur des aiguilles récoltées lors de la chute princi- 
pale en septembre et placées in situ dans des pièges, selon une 
technique voisine de celle des filets de maille. La figure 1 
montre le développement très rapide de Thysanophora dans 
les 3—4 mois suivant la chute des aiguilles au sol. Au début 
de l’hiver environ 40% des aiguilles sont colonisées. Ce pour- 
centage ne se modifie plus par la suite. Les conidiophores 
persistent longtemps mais ne sont plus actifs; aucun de ceux 
présents sur les aiguilles F2 ne sporule en chambre humide. 
Notons que la fructification suit de très près la colonisation, ce 
qui n’est pas vrai d’un autre champignon, Lophodermium 
piceae (Fuckel) Hôhn. qui, colonisant les aiguilles lors de la 
sénescence, ne fructifie pourtant qu'après Thysanophora. 


Morphologie des conidiophores en MEB 

Il n’est pas nécessaire de reprendre ici la description com- 
plète de cette espèce (Kendrick 1961; Ellis 1971). L'étude en 
MEB apporte toutefois quelques précisions sur la morphologie 
des conidiophores. Les valeurs numériques sont données à titre 
d'exemples représentatifs. 

Conidiophores simples (300 x 10 um), parfois isolés mais 
le plus souvent en touffes (fig. 2, 3 et 4) regroupant jusqu’à une 
quinzaine de conidiophores. Dans nos échantillons les conidio- 
phores ne montrent le plus souvent qu’un verticille terminal de 


TABLEAU l. Abondance (en pourcentage d'aiguilles colonisées) de 
Thysanophora penicillioides sur les aiguilles d’Abies alba à différents 
stades de décomposition, déterminée par trois méthodes différentes 


Stade de décomposition 
Méthode V Lov Lob L FI F2 
Observation des 
conidiophores 0 0,1 0,5 31,2 33,1 24,3 
Isolement après 
lavage 0 0,0 0,9 45,6 31,1 5,1 


Isolement après 
stérilisation 0 0,9 2,0 53,2 34,3 3,2 
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FIG. 1. Colonisation des aiguilles d’Abies alba par Thysanophora 
penicillioides après leur chute au sol au mois de septembre (1 = 0). 


quatre à cinq metulae (12 X 4 um) portant chacun un verticille 
de 5—10 phialides (10 X 2,5 um) (fig. 6). Spores citriformes 
(3 X 1,5 pm), finement verruqueuses, portant à chaque extré- 
mité une cicatrice en forme de bourrelet annulaire (fig. 8 et 9). 
On observe une cicatrice symétrique à l’apex des phialides, où 
une dépression annulaire entoure un mamelon central (fig. 7). 


Localisation des conidiophores 

Les touffes de conidiophores émergent de l'aiguille par 
l’ostiole des stomates (fig. 12), ce qui entraine une répartition 
presque exclusivement hypophylle du champignon (fig. 2). On 
note cependant deux exceptions. Toute d’abord il peut exister 
quelques stomates à l’apex de la face supérieure des aiguilles, 
stomates que Thysanophora peut coloniser (fig. 3). D'autre 
part on rencontre également parfois des conidiophores sur la 
cicatrice d’abscission du pétiole (fig. 5), certains en position 
centrale sur la cicatrice de la nervure, d’autres à la périphérie 
de la cicatrice d’abscission. L'émergence des conidiophores ne 
peut manifestement avoir lieu qu’au niveau des interruptions 
naturelles de l’épiderme, épiderme que le champignon ne peut 
pas rompre par lui même. 

Thysanophora est exclu des aiguilles ou des parties 
d’aiguilles colonisées par Lophodermium piceae. Cet exemple 
particulièrement net d'exclusion spatiale sera examiné par 
ailleurs. 
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ABRÉVIATIONS: c, conidiophores; cal, cellule annexe latérale; cap, cellule annexe polaire; cle, cellule latérale de la couronne; co, cortex du 
sclérote; cpe, cellule polaire de la couronne; cu, cuticule: g, cellule de garde du stomate; h, hypoderme; hg, hyphe grêle du sclérote; o, ostiole; 
pl, parenchyme inférieur cohérent, p2, parenchyme inférieur lacuneux: s. sclérote: so, stroma sous-stomatique; su, stroma sus-stomatique, MEB, 
microscopie électronique à balayage: MET, microscopie électronique à transmission; MP. microscopie photonique. L’échelle est indiquée en 
micromètres sur chaque figure. 


FIG. 2—9. Conidiophores de Thysanophora penicillioides sur les aiguilles d'Abies alba (MEB). Fig. 2. Face inférieure. X30. Fig. 3. Apex 


de la face supérieure. X30. Fig. 4. Touffes de conidiophores à la face inférieure. X 100. Fig. 5. Conidiophores sur la cicatrice d’abscission du 
pétiole. X50. Fig. 6. Conidiophore. X3000. Fig. 7. Phialides. X 15 000. Fig. 8 et 9. Conidies. X8000. 
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Production de conidiophores 

On peut estimer approximativement la production de coni- 
diophores au stade L à partir de la figure 2, représentant un cas 
moyen de colonisation. Sur ce segment d’aiguille de 2,6 mm on 
compte environ 180 conidiophores. Sachant qu’un mètre 
d’aiguilles L pèse en moyenne 302 mg (Gourbière 1981; une 
aiguille mesure en moyenne 2 cm) et que 40% seulement des 
aiguilles sont colonisées, on calcule une production de 9 X 10* 
conidiophores par gramme d’aiguilles (poids sec). 


Localisation du mycélium 

Elle a été étudiée sur coupes transversales (fig. 10 et 12), 
longitudinales (fig. 11) et paradermales (fig. 13—20). Les 
hyphes dématiées relativement larges (4—8 pum) se recon- 
naissent facilement dans les tissus. La répartition du mycélium 
est déterminée par la structure de l’aiguille (fig. 12). On dis- 
tingue un stroma sus-stomatique portant les conidiophores, 
accompagné parfois d’un sclérote (fig. 11 et 23), et un stroma 
sous-stomatique associé au mycélium interne colonisant le 
parenchyme foliaire. Les deux stromata sont reliés par un pont 
très étroit qui traverse l’ostiole. 


Colonisation du parenchyme 

Le parenchyme de l'aiguille forme les trois zones sui- 
vantes: un parenchyme supérieur palissadique cohérent, un 
parenchyme inférieur lacuneux et un parenchyme inférieur 
cohérent, formé d’une ou deux couches de petites cellules 
situées sous l’épiderme inférieur, au niveau des chambres 
sous-stomatiques. 

Dans les aiguilles mortes, les cellules des deux premières 
couches sont très fortement affaissées, les parois venant s’ap- 
pliquer contre les résidus cytoplasmiques rétractés (fig. 13). 
Cette évolution n’est pas isotrope; les cellules s’aplatissent 
préférentiellement dans le plan transversal de l’aiguille. De ce 
fait la structure lacuneuse qui en résulte est peu visible en coupe 
transversale (fig. 10) alors qu’elle est évidente en coupe longi- 
tudinale (fig. 11) et paradermale (fig. 13). 

Dans ce parenchyme lacuneux, les hyphes de Thysanophora 
se développent exclusivement dans les espaces intercellulaires 
(fig. 13). Aucune pénétration n’a été observée dans les cellules 
affaissées. La colonisation décroît très rapidement de la face 
inférieure vers la face supérieure. Les hyphes sont rares dans le 
parenchyme supérieur. Nous n’avons jamais observé d’hyphes 
dans les cellules (non affaissées) de l’endoderme, ni dans les 
tissus conducteurs. De même aucune hyphe ne pénètre dans les 
canaux sécréteurs, encore remplis de résine à ce stade de la 
décomposition. 


Colonisation sous-épidermique et sous-stomatique 

Aucune hyphe n’a été observée à l’intérieur des cellules à 
paroi très épaissie de l’épiderme et de l’hypoderme (fig. 10 et 
12). Les cavités sous-stomatiques sont entièrement envahies 
par les hyphes venues du parenchyme (fig. 10, I1 et 12), 
formant les stromata sous-stomatiques qui représentent la plus 
grande partie du mycélium interne. Ces stromata sont d’abord 
limités par les cellules du parenchyme inférieur cohérent 
(fig. 14 et 15). Si la majorité de celles-ci ne contient pas 
d’hyphes, quelques cas de colonisation interne indiscutable 
ont été observés (fig. 12). Il n’a pas été possible de déter- 
miner si ces hyphes perforaient activement les parois ou 
pénétraient (de façon plus vraisemblable) par des ruptures 
d’origine mécanique dues à la dessiccation des aiguilles (de 
telles ruptures sont visibles sur la fig. 12). 


Colonisation stomatique et sus-stomatique 

Au niveau des cellules de garde, l’ostiole est traversée par 
des hyphes très fines (2—3 um de diamètre) formant une lame 
de 30 X 6 pm en coupe transversale (fig. 16). Ces hyphes se 
ramifient ensuite pour former le stroma sus-stomatique qui 
occupe toute la cavité (fig. 12, 17, 18 et 19). Les stomates 
d’Abies étant amphicycliques (Florin 1931) et les deux cycles 
de cellules étant situés à des hauteurs différentes, les coupes 
paradermales montrent ce stroma d’abord au niveau des 
cellules annexes polaires et latérales (fig. 17), puis au niveau 
des cellules de la couronne (fig. 18). Aucune hyphe n’a été 
observée à l’intérieur des cellules de l’appareil stomatique. 

En émergeant de l’ostiole, le champignon expulse le bou- 
chon cireux qui occupait la cavité sus-stomatique du vivant de 
l'aiguille. A l’observation macroscopique on constate la trans- 
formation des stomates blancs (bouchons cireux) en stomates 
noirs (stromata fongiques). Cette modification avait été notée 
par Hayes (1965) sur les aiguilles de divers conifères. 

Le stroma sus-stomatique fait légèrement saillie au dessus de 
l’épiderme et donne naissance aux conidiophores (fig. 11 et 
19). Sa structure varie selon qu’il y a ou non formation d’un 
sclérote. En l’absence de sclérote (fig. 21) on observe entre 
les bases de conidiophores des hyphes courtes et larges (6 um), 
à paroi épaisse, dense aux électrons en MET (fig. 25), compa- 
rable à celle des conidiophores. La formation du sclérote se 
manifeste d’abord par la présence d’hyphes grêles (fig. 22), à 
paroi mince (fig. 25), ramifiées de façon plus ou moins 
coralloïde (fig. 22). Elles recouvrent d’abord le sclérote 
(fig. 23), puis se déchirent en laissant apparaître le cortex du 
sclérote (fig. 24). Le sclérote (200—300 pm) est implanté au 
centre des touffes de conidiophores (fig. 23), mais sans lien 
visible avec le stroma sous jacent (fig. 11). Il est formé 
d’hyphes isodiamétriques (5—8 pm), à paroi très épaisse 
remarquablement transparente aux électrons (fig. 20 et 26). En 
surface et entre les cellules du cortex, on observe un mince 
revêtement opaque aux électrons (fig. 26). Ces observations 
confirment et précisent celles de Kendrick (1961) et de Stolk et 
Hennebert (1968) sur la structure et le développement des 
sclérotes de Thysanophora. 


Colonisation superficielle 

La plupart des observations en MEB ne montrent que peu de 
mycélium à la surface des aiguilles, même entre les touffes de 
conidiophores (fig. 2, 3, 4 et 21). Il n’est d’ailleurs pas certain 
que ces hyphes appartiennent toutes à Thysanophora. Le mycé- 
lium superficiel semble plus abondant à proximité des sclérotes 
(fig. 23). Nous n'avons observé aucune hyphe traversant la 
cuticule (fig. 10, 11 et 12). Il est probable que le champignon 
pénètre dans l’aiguille par les ostioles des stomates. 


Conclusions 


Il est possible de caractériser Thysanophora de la façon 
suivante. (i) C’est un saprophyte spécifique des aiguilles de 
conifères, en particulier d’Abies et de Picea. Nous avons pré- 
cisé son activité sur Abies alba. (ii) Thysanophora colonise 
les aiguilles et fructifie dans les premiers mois du séjour au 
sol des aiguilles. Il se place donc après les saprophytes pri- 
maires liés à la sénescence: Rhizosphaera oudemansii 
Maublanc, R. macrospora Gourbière et Morelet, Cytospora 


friesii Sacc., Dothichiza piryophila (Cda) Petr. et Lopho- 


dermium piceae (Gourbière 19824), et avant les espèces carac- 
téristiques du stade F1: Marasmius androsaceus (L. ex Fr.) Fr., 
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FiG. 10—12. Coupes d’une aiguille colonisée par Thysanophora penicillioides (MP). Sur les figures 11 et 12 les traits indiquent les niveaux 
des coupes paradermales des figures 13—20. Fig. 10. Coupe transversale. X220. Fig. 11. Coupe longitudinale. X220. Fig. 12. Détail de la 


coupe transversale au niveau d’un stomate. X 1100. 


Microthyrium sp. et des hyphomycètes dématiés superficiels 
(Gourbière 1982a). (iii) Le mycélium est interne, situé sur- 
tout sous l’épiderme inférieur, dans les cavités stomatiques 
et le parenchyme inférieur. I] ne colonise pas les tissus con- 
ducteurs. Ce mycélium est essentiellement intercellulaire, 
se développant dans les lacunes, naturelles ou dues à l’affais- 
sement post-mortem des cellules. Les conidiophores émergent 
des stomates. (vi) Thysanophora est exclu des portions 
d’aiguilles antérieurement colonisées par Lophodermium 
piceae. Il faut aussi noter qu’il occupe exactement le même 
site stomatique que les espèces du genre Rhizosphaera qui se 
développent sur les aiguilles d’Abies alba lors de la sénescence 
(Gourbière et Morelet 1979). Il sera intéressant de vérifier si 
un même stomate peut être successivement colonisé par deux 
espèces différentes. 

Pour une large part, ces caractéristiques sont les mêmes que 
celles de Verticicladium trifidum Preuss sur les aiguilles de 


Pinus (Hughes 1951; Kendrick et Burges 1962; Mitchell et 
Millar 1978). On peut considérer que ces deux champignons 
occupent la même niche écologique sur des aiguilles d'espèces 
différentes. Cette niche se caractérise par ses dimensions tem- 
porelle (aiguilles récemment tombées au sol), spatiale (coloni- 
sation extracellulaire des stomates et du parenchyme, conidio- 
phores émergeant des stomates) et biologique (dans les deux 
cas il y a exclusion par les espèces du genre Lophodermium). 

Nous espérons définir ainsi les niches écologiques réelles 
(spatio-temporelles) des principaux colonisateurs des aiguilles 
d’Abies alba. Cette analyse devra ensuite intégrer les dimen- 
sions trophique (partage des ressources nutritionnelles) et “cli- 
matique” (humidité, pH, etc.) de ces niches pour parvenir à 
expliquer à la fois la succession de microflores observée et les 
cas de coexistence temporelle rencontrés à chaque stade. 

Il semble en effet que les études désormais classiques sur les 
microflores fongiques (des litières en particulier), doivent être 
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FiG. 13—20. Coupes paradermales aux niveaux indiqués sur les figures 11 et 12 (MP). Fig. 13. Hyphes isolées dans le parenchyme inférieur 
lacuneux. X700. Fig. 14. Stroma sous-stomatique dans le parenchyme inférieur cohérent. X700. Fig. 15. Stroma sous-stomatique dans la 
cavité sous-stomatique. X700. Fig. 16. Traversée de l'ostiole par les hyphes. X700. Fig. 17. Stroma sus-stomatique au niveau des cellules 
annexes. X700. Fig. 18. Stroma sus-stomatique au niveau des cellules de la couronne. X700. Fig. 19. Stroma sus-stomatique au niveau de la 
surface de l'épiderme. X700. Fig. 20. Sclérote. X700. 
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FiG. 21—26. Formation du sclérote. Fig. 21. Base d’une touffe de conidiophores sans sclérote (MEB). x580. Fig. 22. Apparition des 
hyphes grêles (MEB). X190. Fig. 23. Sclérotes au centre des touffes de conidiophores (MEB). X 120. Fig. 24. Cortex du sclérote et hyphes 
grêles le recouvrant (MEB). X640. Fig. 25. Coupe de la base d’une touffe de conidiophores (MET). x2200. Fig. 26. Coupe d’un sclérote 


(MET). X3100. 


reconsidérées à la lumière des concepts généraux de l'écologie 
des populations définis pour d’autres organismes (Seifert 
1981). 
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